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RESUMEN 
 
El trabajo tuvo como finalidad determinar la concentración de glucosa, proteínas totales, albúmina, 
colesterol y triglicéridos en el fluido folicular; en los tres estadios del desarrollo folicular. Se 
utilizaron 27 alpacas del CIP Chuquibambilla de la UNA – Puno, las que fueron evaluadas mediante 
un ecógrafo Aloka SSD 500 y un transductor lineal de 7.5 MHz. Los animales fueron sometidos a 
un procedimiento de sincronización de la onda folicular a la presencia de un folículo ≥7 mm, y a los 
9 días post-sincronización fueron identificados en tres grupos específicos: G1 (folículo ≥7 mm en 
estadio de crecimiento), G2 (folículo ≥7 mm en estadio de estática) y G3 (folículo ≥7 mm en estadio 
de regresión). Seguidamente, se procedió a la aspiración del fluido folicular del folículo dominante; 
después el fluido fue centrifugado y el sobrenadante colocado en viales. Las muestras fueron 
almacenadas en nitrógeno líquido hasta su análisis, que fue realizado mediante kits comerciales 
específicos (FAR Diagnostics, Italia) y un analizador bioquímico semiautomático; en el laboratorio 
de fisiología de la UNMSM. Los resultados obtenidos fueron: glucosa 37.04, 41.19 y 30.07 (mg/dl); 
proteínas totales 1.65, 1.93 y 1.79 (g/dl); albúmina 1.14, 1.42 y 1.31 (g/dl); colesterol 15.82, 18.3 y 
11.08 (mg/dl); triglicéridos 11.3, 12.35 y 10.78 (mg/dl). Con la excepción de la glucosa, no hubo 
diferencias significativas en los demás componentes entre los estadios de desarrollo folicular. La 
concentración de la glucosa entre el estadio de regresión y estática fue diferente (p< 0.05), siendo 
menor el valor en el estadio de regresión. La misma tendencia fue observada en el colesterol; sin 
embargo no hubo diferencia significativa entre dichos estadios. Estos resultados indicarían que en el 
estadio de regresión se produciría una disminución de algunos componentes bioquímicos, lo que 
podría repercutir en  deficiencias reproductivas cuando la ovulación ocurra en el estadio en 
mención. 
 
 
Palabras clave: Alpaca, estadios foliculares, fluido folicular, ecografía, glucosa, regresión 
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ABSTRACT 
 
The objective of this research was to determine the concentration of glucose, total proteins, 
albumin, cholesterol and triglycerides in the follicular fluid, in the three stages of follicular 
development. 27 alpacas from the CIP Chuquibambilla of the UNA - Puno were evaluated by an 
Aloka SSD 500 ultrasound and a 7.5 MHz linear transducer. These animals were subjected to a 
procedure of synchronization of the follicular wave in the presence of a follicle ≥7 mm, and at 9 
days post-synchronization were identified in three specific groups: G1 (follicle ≥7 mm in growth 
stage), G2 (follicle ≥7 mm in the static stage) and G3 (follicle ≥7 mm in the regression stage). After 
that, the follicular fluid of the dominant follicle was aspirated; then the fluid was centrifuged and 
the supernatant placed in vials. The samples were stored in liquid nitrogen until their analysis, 
which was carried out using specific commercial kits (FAR Diagnostics, Italy) and a semi-
automatic biochemical analyzer; in the physiology laboratory of the UNMSM. The results were: 
glucose 37.04, 41.19 and 30.07 (mg / dl); total proteins 1.65, 1.93 and 1.79 (g / dl); albumin 1.14, 
1.42 and 1.31 (g / dl); cholesterol 15.82, 18.3 and 11.08 (mg / dl); triglycerides 11.3, 12.35 and 
10.78 (mg / dl). Except for glucose, there were no significant differences in the other components 
between the stages of follicular development. The concentration of glucose between the regression 
and static stage was different (p <0.05), the value in the regression stage was lower than the other. 
The same trend was observed in cholesterol; however, there was no significant difference between 
mentioned stages. These results would indicate that there would be a decrease of some biochemical 
components in the regression stage, which could have repercussions in reproductive deficiencies 
when ovulation occurs in the aforementioned stage. 
 
 
Key words: Alpaca, follicular stages, follicular fluid, ultrasound, glucose, regression 
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I. INTRODUCCIÓN 
Los camélidos sudamericanos (CSA) representan un recurso pecuario y genético de gran 
importancia social, económica, cultural y científica para los países de la Región Andina (FAO, 
2005). En el contexto de la ganadería peruana, la crianza de alpacas es considerada una actividad 
necesaria para la gran mayoría de la población andina ya que permite la obtención de carne y fibra 
(Fernández-Baca, 1991). 
A lo largo del tiempo estos animales han adquirido una capacidad notoria de adaptación a 
las condiciones adversas medioambientales establecidas en el altiplano andino. Su hábitat esta 
ubicado entre los 3 800 y 5000 m.s.n.m., alimentándose de pasturas de mala calidad nutricional 
debido a la naturaleza del suelo y la erosión. Aún bajo condiciones adversas son capaces de 
convertir con eficiencia la vegetación nativa en fibra de una calidad excepcional, además de carne 
con alto contenido proteico; en un territorio geográfico donde la crianza de otros animales 
domésticos no es viable (Fernández-Baca, 1991; Aba, 2014). 
Pese a la resistencia y rusticidad, su productividad se ha visto disminuida por la baja 
eficiencia reproductiva, tal es el caso de la baja tasa de gestación originada por diversos factores; 
siendo el principal la elevada mortalidad embrionaria, que incluso puede alcanzar hasta un 50% en 
los primeros 30 días de gestación  (Fernández-Baca et al., 1970).  
Esta situación ha llamado la atención sobre la necesidad de mejorar la eficiencia 
reproductiva  mediante el desarrollo de nuevas técnicas y conocimientos sobre la reproducción 
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(Aba, 2014). En este sentido, el estudio del  fluido folicular es fundamental puesto que proporciona 
el microentorno para el desarrollo de los ovocitos; así mismo es lógico pensar que su composición 
bioquímica puede desempeñar un papel en la determinación de la calidad de los ovocitos y el 
potencial para lograr el desarrollo embrionario (Albohomsen et al., 2011, Wallace et al., 2012). 
El fluido folicular es en parte exudado de suero y también esta parcialmente compuesto de 
sustancias producidas localmente, que están relacionadas con la actividad metabólica de las células 
foliculares (Gerard et al., 2002). La actividad metabólica y las propiedades de barrera de la sangre 
en el folículo cambian durante la fase de crecimiento del folículo (Wise, 1987, Gosden et al., 1988), 
por lo que podría esperarse una composición bioquímica diferente del fluido folicular según el 
estadio de desarrollo folicular. 
La actividad ovárica en los camélidos se presentan  en ciclos de desarrollo folicular 
semejante a lo evidenciado en otros mamíferos pero sin la presencia de un cuerpo lúteo; el 
desarrollo folicular se ha clasificado en tres estadios: crecimiento, estática y regresión (Vaughan et 
al.,  2004).  
En alpacas existe limitada información sobre la composición del fluido folicular, por ello el 
estudio de los componentes bioquímicos del fluido folicular en los diferentes estadios de desarrollo 
folicular, brindará un conocimiento valioso sobre los cambios que ocurren en el entorno del ovocito 
durante el desarrollo del folículo; pudiendo utilizarse como un parámetro de evaluación de la calidad 
de los ovocitos, que estaría directamente relacionado con la fertilidad (Matoba et al., 2014). El 
objetivo del presente estudio es determinar la concentración de glucosa, proteínas totales, colesterol 
y triglicéridos; en los estadios de crecimiento, estática y regresión. 
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II. MARCO TEÓRICO 
2.1    Generalidades de los CSA 
La Republica del Perú cuenta con una población de 3 685 500 alpacas, superando en 50.2% 
a la encontrada en el censo agropecuario de 1994. La variedad Huacaya concentra el 80.4% de la 
población total, seguida de la variedad Suri con 12.2%. En cuanto a los otros camélidos, cuenta con 
1 204 277 llamas y 198 074 vicuñas a nivel nacional (INEI, 2013). Todas las especies de CSA sólo 
se encuentran en el Perú, así mismo ocupa el primer lugar en el mundo en la tenencia de alpacas y 
vicuñas y el segundo lugar en llamas, después de Bolivia (FAO, 2005) 
Los camélidos sudamericanos han constituido un pilar importante para el desarrollo y 
supervivencia de las poblaciones del altiplano desde los inicios del Incanato, en ese entonces se 
encontraban distribuidos en un mayor territorio nacional, incluida la costa. En el periodo de la 
colonización española ocurrió una caza elevada de estos camélidos y a su vez fueron desplazados 
por animales domésticos, como resultado se produjo una disminución en número de ejemplares y su 
crianza se vio relegada y limitada a la región altoandina (Wheeler et al., 1995; Mengoni, 2008). 
Estos animales se han adaptado a las condiciones precarias del altiplano, consumiendo 
pastos de baja calidad; y aun así produciendo fibra con gran finura y carne de alto nivel nutricional; 
por ello la explotación de esta especie es considerada la principal actividad productiva para las 
poblaciones de los andes, puesto que la agricultura y crianza de otras especies diferentes a los 
camélidos sudamericanos es limitada debido a las condiciones medioambientales (FAO, 2005). 
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Dentro de los camélidos sudamericanos, la alpaca es considerada la de mayor relevancia 
económica por su fibra de alta calidad, la cual es muy valorada por las empresas textiles. En la 
actualidad, según el MINAGRI (2017) el mayor fabricante de fibra de alpaca a nivel mundial es el 
Perú, superando incluso a países como Bolivia y Chile. 
Las primeras investigaciones en camélidos sudamericanos comenzaron a mediados del siglo 
pasado, debido a que las haciendas de mayor envergadura tenían interés por la explotación de estos 
animales; sin embargo, pese al conocimiento adquirido en estos últimos años, aún existen muchas 
falencias en el manejo. Todavía se continúan empleando esquemas tradicionales de crianza y son 
muy pocos los ganaderos que emplean el conocimiento técnico adecuado. 
Los sistemas existentes de manejo son extrapolaciones de técnicas de crianza desarrolladas 
para otras especies animales. Esta situación se produce por falta de mecanismos de difusión y 
capacitación de los conocimientos adquiridos en los últimos años de investigación; así mismo es 
necesario un conocimiento más avanzado de la fisiología, salud, nutrición, etc. que posibiliten el 
establecimiento de una base necesaria para el desarrollo de una tecnología de crianza alpaquera 
(Sumar y García, 1986). 
Por otra parte, en 1984 hubo una salida importante de camélidos sudamericanos de alta 
calidad a países como Nueva Zelanda, Australia y Estados Unidos; a consecuencia de ello quedaron 
muy pocos ejemplares reproductores de alta calidad genética, lo que produjo a su vez que sea mas 
complicado la obtención de estos animales para los productores del altiplano por su elevado costo en 
el mercado. Esta situación obligo a desarrollar nuevas alternativas tecnológicas que permitan 
favorecer una reproducción eficiente y rápida de las pocas alpacas con elevada calidad genética que 
quedarán en el Perú (Sumar, 2007). 
Se ha intentado mejorar la calidad genética a través de la conformación de núcleos 
reproductores y el desarrollo de pruebas de progenie, sin embargo estas tomarían muchos años de 
estudio debido al largo intervalo generacional, puesto que las alpacas solo pueden producir de 4 a 5 
crías durante su vida reproductiva. (Novoa, 1999). De tal manera que son necesarias nuevas 
alternativas de biotecnología reproductiva como la fecundación in vitro, la transferencia de 
embriones, etc. con el objetivo de  incrementar el numero de ejemplares de elevada calidad genética. 
En este contexto, el conocimiento de la composición bioquímica del fluido folicular podría 
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proporcionar información sobre la maduración del ovocito y el potencial para lograr el desarrollo 
embrionario. 
2.2    Taxonomía de la alpaca 
La alpaca se clasifica  taxonómicamente en: Reino: Animalia; Filo: Chordata; Clase: 
Mammalia; Orden: Artiodactyla; Suborden: Ruminantia; Infraorden: Tylopoda; Familia: Camelidae; 
Género: Vicugna; Especie: Vicugna pacos (Wheeler, 2006). 
Todas las especies de camélidos sudamericanos pertenecen a la Tribu Lamini, mientras que 
los camélidos del viejo mundo son considerados dentro de la tribu Camelini (Wheeler, 1995). 
(Figura 1) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 
 
Figura  1.    Clasificación de los camélidos (Wheeler, 2006). 
Familia 
Camelidae 
Tribu 
Camelini 
Tribu 
Lamini 
GÉNERO 
Vicugna 
GÉNERO 
Lama 
GÉNERO 
Camelus 
Camelus bactrianus 
Camelus dromedarius 
Lama guanicoe 
Lama glama 
Vicugna vicugna 
Vicugna Pacos 
CAMELLO 
DROMEDARIO 
GUANACO 
LLAMA 
VICUÑA 
ALPACA 
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2.3     Anatomía del aparato reproductor 
Los ovarios son órganos pares localizados a nivel del borde anterior de la cavidad pelviana, 
dispuestos dorsolateralmente a los cuernos uterinos y aproximadamente a 17 cm de la hendidura 
vulvar (Sato y Montoya, 1990). Presentan una forma ovalada y globular; su tamaño, forma y peso 
varían de acuerdo a la edad y a las estructuras que conforman el ovario. Su longitud varía de 5 a 12 
mm, y tiene un peso  promedio de 2.4 gramos (Sumar, 1985; Sato y Montoya, 1990).  
En alpacas inmaduras la superficie ovárica se encuentra lisa, por el contrario, las hembras 
adultas presentan una superficie irregular debido a los folículos en diferentes fases de desarrollo y al 
cuerpo lúteo (Elwishy, 1992). Cada ovario se encuentra rodeado por un pliegue de mesosálpinx 
conocido como bursa ovarii, esta estructura presenta una región apical que forma una abertura 
comunicante entre la fimbria del oviducto y el ovario (Bravo et al., 2002). 
Los oviductos se caracterizan por ser dos conductos sinuosos y delgados, de 10 - 12 cm de 
largo (Sato et al., 1986). Comprende tres partes: la extremidad ovárica denominada infundíbulo, la 
parte media que presenta un trayecto tortuoso con un diámetro de 2mm y una extremidad uterina 
que se une al cuerno uterino mediante un orificio angosto que forma una papila protuberante 
(Sumar, 1996).  
La alpaca presenta un útero bicorne con forma de Y, localizado a nivel del canal pélvico o 
en el borde pélvico interno en estado no grávido. Se encuentra constituido por tres estructuras: 
cuernos uterinos, cuerpo y cérvix. El cuerno uterino presenta una longitud promedio de 7.5 cm, el 
cuerpo se caracteriza por ser muy corto (Sato y Montoya, 1990. La apariencia de los cuernos cambia 
dependiendo del estado del ovario. Siendo relativamente rectos y con mayor tono uterino durante la 
fase estrogénica, mientras que en el dominio de progesterona (fase luteínica) se vuelve flácida 
(Tibary, 2001; Aba, 2014). El cuello del útero o cérvix es similar al de la vaca, esta formada por dos 
a tres pliegues en forma de anillos (Smith et al., 1994).  
La vagina tiene un diámetro aproximado entre 3.5 y 5 cm y una longitud que oscila entre 13 
y 15 cm (Sumar, 1985). Tiene la capacidad de extenderse; por lo que cuando ocurre la gestación, los 
pliegues longitudinales desaparecen producto del peso que ejerce el útero. El himen, marca la 
separación anatómica entre vulva y vagina. 
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La vulva constituye la estructura final del tracto genital. La hendidura vulvar presenta una 
longitud de aproximadamente 3 cm y se encuentra en dirección ventro-caudal. Los labios vulvares 
son apenas prominentes, de bordes redondeados y generalmente son pigmentados. La comisura 
labial dorsal es ligeramente redondeada, se encuentra a unos 2 cm del ano. La comisura labial 
ventral se caracteriza por ser aguda y terminar en proyección cónica (Sato y Montoya, 1990;  Bravo 
et al., 2000). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura  2.     Aparato reproductor de la alpaca hembra 
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2.4      Fisiología reproductiva 
2.4.1  Pubertad 
La  capacidad de liberar gametos viables y la expresión de un comportamiento sexual 
completo son características de la alpaca cuando ha alcanzado la pubertad plena (Hafez, 2002). La 
inactividad hipotalámica se encarga de mantener el estado prepuberal, mediante un mecanismo de 
retroalimentación negativa originado por los estrógenos de ovario sobre el pulso generador de 
GnRH. Este efecto disminuye a medida que  la alpaca alcanza la pubertad, cambiando 
paulatinamente a un efecto de retroalimentación positiva producida por un incremento de los niveles 
de gonadotropinas (Kinder et al., 1987). En síntesis, la aparición de la pubertad en la alpaca depende 
directamente de la capacidad de las neuronas hipotalámicas de generar GnRH en concentraciones 
adecuadas, para impulsar y mantener el proceso de gametogénesis (Sumar, 2000) 
Las alpacas en su mayoría son receptivas a partir del primer año de edad, no obstante, se ha 
visto en algunas alpacas de 10 meses la presencia de folículos de 5mm de diámetro, por lo que la 
actividad folicular comenzaría mucho antes en esta especie (Novoa et al., 1972). 
El conocimiento actual sugiere que la pubertad esta muy influenciada por el estado 
nutricional y las condiciones ambientales. En su hábitat natural, la edad de la pubertad se refleja en 
la disponibilidad de forraje y en el momento del nacimiento en relación con la estación húmeda. La 
escasez  nutricional durante el desarrollo temprano retrasa la pubertad (Aba, 2014).   
La condición corporal  es un factor  relevante para alcanzar la madurez reproductiva;  se 
asume que la alpaca debe alcanzar dos tercios de su peso adulto, es decir aproximadamente 33 kg de 
peso vivo (Smith, 1985; Sumar, 1985), a fin de reducir riesgos de retraso en el crecimiento de la 
madre y posibles distocias (Vaughan et al., 2006). 
Las alpacas suelen presentar su primera gestación desde los 12 meses cuando se encuentren 
en un estado nutricional óptimo (Fernández-Baca, 1972a; Novoa et al., 1972). No obstante; bajo las 
condiciones adversas del medio ambiente y de las pasturas del altiplano peruano, es frecuente que se 
produzca un retraso en la gestación que prolonga su inicio hasta los 2 años de edad. Las alpacas 
presentan una mortalidad embrionaria aproximada de 50% (Fernández-Baca et al., 1970), por lo que 
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solamente la mitad de alpacas empadradas a los 2 años tendrán su primera cría aproximadamente a 
los 3 años de edad (Fernández-Baca, 1974).  
2.4.2   Estacionalidad reproductiva  
La estación del año no altera la actividad ovárica ni la cantidad de folículos presentes en los 
ovarios (Bravo y Sumar, 1989), así mismo la receptividad sexual, la ovulación, la fertilización y las 
tasas de supervivencia embrionaria no varían en consideración (Fernández-Baca et al., 1972a). 
Debido a que las alpacas se reproducen con éxito en cualquier periodo del año son considerados 
reproductores no estacionales (Sumar, 2000). 
En su hábitat natural, los andes peruanos, generalmente muestran actividad sexual durante 
los meses cálidos y lluviosos de noviembre a abril, cuando la disponibilidad de alimentos aumenta 
naturalmente y es de mejor calidad. La estacionalidad reproductiva durante estos meses estaría mas 
relacionada al manejo y a la abundancia de pastos, que de una influencia de la estación sobre la 
fisiología reproductiva (Novoa, 1991). Se ha visto que las alpacas criadas en hábitats más suaves y 
donde se cumplen los requisitos nutricionales, son sexualmente activas durante todo el año 
(Schmidt, 1973). Tal es el caso de alpacas en Nueva Zelanda donde su tasa de concepción en 
primavera fue similar a la alcanzada en otoño (Knight et al., 1992). Las alpacas pueden preñar y 
parir  en cualquier época del año en América del Norte, sin embargo se evita la reproducción durante 
los meses más calurosos y durante el invierno (Smith et al., 1994; Sumar y Adams, 1997b; Tibary y 
Memon, 1999).  
Se ha demostrado que la asociación continua de machos y hembras por más de 15 días 
origina un efecto que inhibe la conducta sexual de las alpacas machos; inclusive provocando la 
ausencia de la libido en algunos casos (Sumar, 1985, 1996). A pesar de ello, al ser introducidos a un 
rebaño diferente de hembras, recuperan su conducta y actividad sexual de manera inmediata, esto 
explicaría la estacionalidad reproductiva en tales condiciones a pesar que la alpaca es sexualmente 
activa durante todo el año en separación de sexos (Fernández-Baca et al., 1972b).   
Los mecanismos responsables del efecto inhibidor sobre la libido del macho resultante de la 
exposición continua a las  hembras no están completamente definidos. Sin embargo, se considera 
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que podrían intervenir algunos factores olfativas o visuales, debido a la capacidad de influir sobre 
los centros nerviosos que se encargan de controlar la conducta reproductiva (Brown, 2000). 
2.4.3  Comportamiento sexual    
Los camélidos sudamericanos son clasificados como animales de ovulación inducida y a 
diferencia de otras especies no presentan un ciclo estral completamente definido. En el periodo de 
apareamiento y sin la presencia de machos, las alpacas hembras permanecen sexualmente receptivas 
por largos periodos de hasta 36 días, teniendo cortas interrupciones que no llegan a sobrepasar los 2 
días (San Martín et al., 1968). 
La receptividad sexual se manifiesta en dos fases: cortejo y monta, la primera fase ocurre 
cuando el macho sexualmente activo tiene contacto con alguna hembra. El tiempo del cortejo esta 
influenciado por la fortaleza y la libido del macho; pudiendo durar entre unos segundos hasta 10 
minutos (England et al., 1971). 
La alpaca en estado de receptividad sexual, se posiciona en decúbito esternal en presencia  
del macho aceptando la cópula. Así mismo, es frecuente observar  grupos de hembras receptivas que 
asuman  la posición decúbito esternal cerca a animales en apareamiento (Fernández-Baca et al., 
1971; Novoa,  1991; Sumar, 1997a). La cópula en posición decúbito esternal es una característica 
única de los camélidos; también es posible que se posicionen en decúbito lateral, pero es menos 
frecuente (Sumar y Adams, 1997b). 
Ocasionalmente, algunas hembras montan a un macho durante el apareamiento, o a otras 
hembras que se encuentren echadas de modo que puede formarse una larga cadena de hembras en 
recumbencia esternal una encima de otra. En algunos casos las hembras pueden realizar 
movimientos pélvicos parecidos a los que hace el macho al momento de la cópula, aunque dicha 
acción no llega a producir la ovulación (Smith et al., 1994; Sumar y Adams, 1997b). Las alpacas 
machos manifiestan su excitación durante la cópula con movimiento temblorosos de las orejas, 
dilatación de las fosas nasales  y mediante ruidos guturales llamados “orgling” (Novoa, 1970). 
Según Bravo et al., 1994, estos ruidos participarían sobre la descarga preovulatoria de LH. 
Durante la cópula, el macho penetra el cuello del útero y deposita el semen mediante 
eyaculaciones múltiples en los cuernos uterinos utilizando movimientos suaves (Franco et al., 1981). 
11 
 
 
El tiempo de cópula es variable; en empadre controlado se registra 17,5 ± 12,1 minutos y en 
empadre libre 8,1 ± 5,4 minutos (Novoa, 1991). El tiempo de la cópula esta influenciada por: la 
cantidad de machos al  momento del empadre, edad de las hembras, jerarquía, época del año, entre 
otros. (Knight et al., 1992; Pollard et al., 1999; Vaughan, 2001).  
No existiría una relación directa entre el tiempo de cópula y la inducción de la ovulación 
(Fernández-Baca et al., 1970). Las hembras que se aparearon durante solo 5 minutos mostraron tasas 
de ovulación similares a las que tenían servicios ininterrumpidos. No se evidenció diferencias en la 
duración de la cópula entre las alpacas que preñan (15.6 ± 2.0 min) y las que no logran preñar (14.33 
± 6.4 min) (Knight et al., 1992).  
La receptividad de los camélidos sudamericanos esta relacionado con el grado de desarrollo 
de los folículos (San Martin et al., 1968; Fernández-Baca, 1971), no obstante, dicha receptividad no 
siempre se encuentra bajo la influencia del folículo de mayor tamaño (Sumar et al., 1993b; Bravo et 
al., 1994). 
2.4.4  Control neuroendocrino en la reproducción 
El control reproductivo en la alpaca hembra se encuentra establecido por una coacción entre 
hormonas producidas por diversas glándulas endocrinas. La  GnRH es liberada de forma pulsátil 
desde el hipotálamo, para actuar sobre los receptores localizados a nivel de las células de la hipófisis 
anterior; teniendo bajo control la síntesis de hormonas gonadotróficas  hipofisarias (Brooks y 
McNeilly, 1996) que se encargan de regular la actividad ovárica, la liberación de estrógenos y la 
fase ovulatoria (Arthur et al., 1991; Hafez, 2002). 
La FSH estimula el crecimiento y desarrollo de los folículos ováricos hasta alcanzar la 
forma preovulatoria. Sus receptores están localizados en las células de la granulosa, donde se 
produce la conversión de andrógenos a estrógenos a través de un sistema denominado aromatasa. El 
pico de LH es necesario para que se produzca la ovulación; en un inicio estimula la producción de 
testosterona ya que presenta receptores localizados en las células de la teca interna, donde se dará la 
conversión de colesterol a andrógenos. A medida que se acerca la ovulación comienzan a aparecer 
receptores para LH en las células de la granulosa (Senger, 2005).  
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El folículo dominante crece y se produce el incremento de la concentración de estrógeno, el 
cual ejerce una  retroalimentación positiva sobre la secreción pulsátil de GnRH a nivel del 
hipotálamo, así mismo, eleva la cantidad de receptores para GnRH en la hipófisis y seguidamente se 
produce liberación preovulatoria de LH (Hafez, 2002). 
El pico preovulatorio de LH cumple la función de producir la ruptura del folículo con la 
consiguiente liberación del ovocito (Fernández-Baca, 1971); las células de la granulosa y teca del 
folículo preovulatorio se luteinizan para la conformación del cuerpo lúteo; éste último se encarga de 
producir la progesterona que tendrá una acción de retroalimentación negativa sobre el hipotálamo, 
evitando la liberación de GnRH y desensibilizando a las células secretoras de gonadotropinas al 
efecto de la GnRH (Stevenson, 1997). 
En condiciones que no se produzca la fertilización, los estrógenos producidos por el folículo 
dominante permitirán una mayor presencia de receptores de oxitocina a nivel úterino; así mismo, la 
oxitocina inducirá la formación de prostaglandina F2α para producir la luteólisis (Leyva, 1996). 
Posteriormente los valores de progesterona disminuyen junto con su acción inhibitoria a nivel del 
hipotálamo y la hipófisis, lo que permite que resurjan los valores de LH para dar inicio a un nuevo 
ciclo ovárico (Stevenson, 1997). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 3.   Representación esquemática de ondas foliculares en alpacas y llamas                   
El fracaso en la concepción conduce a la luteólisis del cuerpo lúteo. FR = folículo reclutado,              
FS = folículo seleccionado, FD = folículo dominante, FA = folículo atrésico, CL = cuerpo lúteo. 
Modificado de Senger (2005) 
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2.4.5  Dinámica folicular 
En alpacas, los estudios laparoscópicos y  ecográficos han demostrado (Vaughan et al., 
2004), que en ausencia de  machos,  presentan un patrón continuo de folículos en crecimiento  
establecido como ondas foliculares anovulatorias (Skidmore et al., 1995). La onda folicular 
empieza con el reclutamiento de una cohorte (8-10) de folículos antrales pequeños, los cuales 
poseen un desarrollo sincrónico hasta que uno de ellos es seleccionado (Vaughan et al., 2004); 
seguidamente continúa su crecimiento, se diferencia y alcanza el tamaño preovulatorio (≥ a 7 mm), 
mientras que los demás folículos de la cohorte  regresionan (Bravo et al., 1990a; Fernández-Baca, 
1993). A diferencia de otras especies este folículo preovulatorio, no llegará a la ovulación  ni 
formará  un cuerpo lúteo en ausencia de cópula; de modo que el folículo se atresia al termino de la 
onda folicular (Sumar, 2000). 
El crecimiento folicular  comienza con  la emergencia o reclutamiento de un grupo de 
folículos de aproximadamente de 2 a 3 mm de tamaño. Inmediatamente se continúa con el proceso 
de selección el cual posiblemente este relacionado con el aumento de LH, puesto que el folículo 
dominante presenta una mayor cantidad de receptores para LH en comparación con los folículos 
que no son seleccionados (Gigli et al., 2006). 
El folículo dominante continúa creciendo y suprime el crecimiento de los folículos de 
menor tamaño (Bravo et al., 1990a) de ambos ovarios (Savio et al., 1993). Es probable  que este 
efecto surja producto de la secreción de inhibina por parte del folículo dominante sobre los  
folículos subordinados (Tibary y Memon, 1999; Tibary, 2001).  En alpacas, Vaughan et al (2004) 
determinó una condición inversa entre el diámetro folicular dominante y la cantidad de los folículos 
de menor tamaño; de igual manera se evidencio esta relación en llamas (Adams  et al., 1990),  
guanacos (Riveros et al., 2010) y vicuñas (Miragaya et al., 2004). 
Se ha descrito en alpacas la existencia de una relación entre el diámetro folicular con el 
nivel sanguíneo de 17β-estradiol (Bravo et al., 1990a). En este sentido, el mayor nivel de estradiol 
se produce al momento que el folículo dominante alcancé su máximo tamaño; en el caso de alpacas 
se produce a los 8 días de la emergencia folicular (Vaughan, 2001). 
El desarrollo del cuerpo lúteo no afecta la cantidad de folículos que se encuentre en 
desarrollo (Del Campo et al., 1996), pero si repercutiría en el diámetro del folículo dominante, tal 
14 
 
 
como lo reporta  un investigación  donde el folículo presenta un menor diámetro en hembras 
gestantes (9.7mm), que en no gestantes (11.5 mm) (Adams, 2001). De la misma manera la 
lactación parece tener efecto sobre el diámetro del folículo dominante, pues en llamas no lactantes 
el diámetro (12mm) es mayor que en lactantes (10 mm) (Bravo, 1997); siendo probable que las 
concentraciones elevadas de prolactina tengan algún efecto sobre el diámetro folicular (Adams  et 
al., 1990). 
La regresión folicular comienza cuando disminuye en tamaño el folículo dominante, 
llegando hasta los 3mm de diámetro (Bravo et al., 1990a); aparentemente el folículo dominante 
controla su duración dentro de la onda folicular (Adams, 2001), porque cuando no ocurre la 
ovulación se produce la atresia del folículo (Bravo et al., 1990a). 
Vaughan et al (2001) refieren que un nuevo folículo en crecimiento se reconoce a los  2 - 3 
días, luego de que inicie la reducción del diámetro folicular. Por otro lado, Adams et al (1990) 
manifiestan que los folículos dominantes de diferentes ondas pueden superponerse en los estadios 
de regresión y un nuevo crecimiento por un periodo de 1 a 4 días. 
Bravo y Sumar (1989) han descrito en camélidos sudamericanos el desarrollo de ondas 
foliculares, vinculados con periodos de crecimiento, maduración y atresia del folículo dominante. 
En este sentido, el desarrollo folicular es dividido en tres fases o estadios: crecimiento (incremento 
del tamaño folicular), maduración o estática (cambios mínimos en el tamaño) y regresión  
(disminución del tamaño) (Bravo et al., 1990a; Novoa, 1991; Stevenson, 2007).  
Bravo y Sumar  (1989) determinaron en alpacas la actividad folicular ovárica mediante la 
técnica de  laparoscopía. El  estadio de crecimiento fue de 4 días (3-5 días), el estadio de estática 
tuvo un tiempo promedio de 4 días (2- 8 días); y el estadio de regresión se mantuvo por 4 días (3-5 
días). 
Vaughan et al (2004) reportan intervalos de onda en promedio 15.4 ± 0.5 días en alpacas 
de entre el total de las ondas foliculares anovulatorios. El intervalo entre onda tenía una 
distribución de 15/38 (39%) ondas foliculares que mostró un  intervalo de 12 días y 12/38 (32%) 
ondas foliculares con un intervalo de 16 días. También hubo cinco ondas con un intervalo de 18 
días, 4 ondas con un intervalo de 20 días y 2 ondas con un intervalo de 22 días. 
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En llamas mediante ultrasonografía se ha establecido que una onda folicular dura  
aproximadamente 13.8 días,  el estadio de crecimiento desde folículos de 3 mm  hasta 12mm  dura 
en promedio  4.8 ± 1.5 días; el estadio de estática con folículos de 8mm  hasta 12mm  dura aprox. 
de 5 ± 1.6 días y el estadio de regresión dura en promedio 4.0 ± 1.1 días (Bravo et al., 1990a).  
En alpacas, se ha reportado una tasa de crecimiento folicular de 0,4 mm/día (Vaughan et 
al., 2004). Chaves et al  (2002) reportaron una tasa de 0,9 mm/día en llamas. 
Cuadro 1. Comparación de los estadios de la onda folicular, intervalo interonda y características 
del folículo dominante establecidos en camélidos sudamericanos 
 
Especies 
 
Alpaca 
Bravo y Sumar, 1989 
 
Llama 
“Adams et al., 1990” (1) 
Bravo et al., 1990a (2) 
“Chaves et al., 2002” (3) 
Vicuña 
Miragaya et al., 
2004 
Guanaco 
Rivero et al., 
2010 
Estadios foliculares 
(días)     
Estadio de 
crecimiento 4 (3a5)                
4.8 ± 1.5 (2) 
9.2 ± 2.8 (3) 3.03 ± 0.18 3.03 ± 0.18 
Estadio de estática 4 (2a8)                5.0 ± 1.6 (2) 5.2 ± 1.4 (3) 1.40 ± 0.21 1.40 ± 0.21 
Estadio de regresión 4  ( 3a5)               4.0 ± 1.1 (2) 8.2 ± 2.2 (3) 2.87 ± 0.28 2.87 ± 0.28 
Onda folicular 12 
20-25 (1) 
13.8 (2) 
22.6 ± 2.5(3) 
7.25 ± 0.46 7.25 ± 0.46 
Intervalo interonda - 20.9 ± 1.6 (1) 18.0 ± 2.6 (3) 4.22 ± 0.29 4.22 ± 0.29 
Características del 
folículo dominante     
Tasa de crecimiento 
(mm / día) - 
0,5-0,8 (1) 
0.7 (2) 
0,9 (3) 
1,8 1.0 ± 0.3 
Tamaño folicular 
máximo (mm) - 10.0 ±2.0 (2) 8.4 ±0.3 10.2 ± 2.1 
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2.4.6  Ovulación 
En la alpaca, el hipotálamo no responde a las concentraciones de estradiol producida por el 
crecimiento folicular. En esta especie son necesarias las señales neurales asociadas a la actividad de 
apareamiento para provocar la máxima secreción de GnRH y por consiguiente el pico preovulatorio 
de  LH que será responsable de la ovulación (Bravo et al., 1990b). 
Novoa y Leyva (1996) establecen que la cópula es necesaria para que se produzca la 
ovulación, y a diferencia de otras especies el incremento de los niveles de estrógenos no originan el 
pico preovulatorio de LH. En relación, se evaluaron la respuesta de diversos estímulos de 
apareamiento sobre la inducción de la ovulación en la alpaca, demostrando que la cópula con 
machos vasectomizados o enteros provocan una ovulación en mayor proporción (80%) en 
comparación en los que se produce la monta sin penetración (15%), lo que indica que la monta y la 
penetración son necesarios para proporcionar un estímulo adecuado para la liberación de LH 
(Fernández-Baca et al., 1970). 
El primer incremento de los niveles LH en sangre ocurren aproximadamente 15 minutos 
luego del inicio de la cópula (Bravo et al., 1992). Los valores máximos  del pico de LH (3-8 ng/ml) 
se registran a las 2 a 3 horas después de producida la cópula, regresando a valores basales (0.96 
ng/ml)  luego de 7 a 12 horas (Bravo et al., 1990a; 1992; Aba, 1998). 
La ovulación ocurre entre las 26 a 30 horas luego del apareamiento (Adams et al., 1990) o 
puede producirse a las 24 horas después del tratamiento con gonadotropina coriónica humana (hCG) 
(500-700 UI), GnRH (4-8 ug) o LH (1 mg)  (Fernández-Baca et al., 1970; Sumar, 1993a; Huanca et 
al., 2001) 
En camélidos sudamericanos el tiempo del apareamiento es variable (Sumar, 1997a). 
Vivanco et al (1985) sostienen que periodos mas prolongados de cópula producen un porcentaje más 
alto de ovulación en alpacas.  
Se ha evidenciado fallas en la ovulación después de la cópula, debido a una menor 
sensibilidad de los folículos a la LH producto de las diferentes fases de crecimiento y maduración de 
los folículos (Novoa, 1989). En relación, se ha descrito que los folículos de menor tamaño (4 a 6 
mm) secretan menores niveles de LH (29.1 ng/ml/6h) en comparación con los folículos de mayor 
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tamaño (7-12 mm) en  fase de crecimiento, estática y regresión (62.4, 55.1, 63,7 ng/ml/h 
respectivamente). Así mismo, la ovulación no se presenta en  folículos < 7mm de tamaño al 
momento de la cópula (Bravo et al., 1991), debido a que la mayor expresión de los receptores de LH 
se produce en estados más avanzados del desarrollo folicular ovárico (Gore-Langton y Armstrong, 
1994). Bravo et al (1991) considera la existencia de una relación estrecha entre el diámetro folicular 
y la secreción de LH.  
La capacidad ovulatoria no esta necesariamente relacionada con la fertilidad del ovocito 
contenido dentro del folículo ovulatorio. Es probable que los folículos en crecimiento y los de fase 
estática temprana contengan ovocitos con mayor probabilidad de ser fecundados con éxito (Ratto et 
al., 2003). 
La ovulación se puede producir en ambos ovarios con similar frecuencia (Bravo et al., 
1993). Si bien es cierto, las gestaciones en su mayoría se generan en el cuerno izquierdo, aún no 
existe evidencias si la procedencia del ovocito del ovario izquierdo determina una mayor éxito en la 
gestación (Vaughan et al, 2003).  
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura 4.  Esquema de eventos endocrinológicos después de la cópula  
El estradiol disminuye después de la cópula. La hormona luteinizante alcanza su punto máximo 
unas pocas horas después de la cópula e induce la ovulación. El cuerpo lúteo alcanza su madurez a 
los 8 días. La luteólisis ocurre al día 9 a 10 post cópula, dando inicio a una nueva onda folicular 
Modificado de Aba (2014). 
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2.5   Importancia y composición del fluido folicular 
El estudio de la composición del fluido folicular es de gran importancia en reproducción 
asistida por las diversas funciones que desempeña. La composición bioquímica del fluido folicular 
esta influenciada por el estado de maduración del folículo y recíprocamente dicha composición 
predice el éxito de la subsecuente maduración folicular y la gestación (Duran et al., 1997). 
El fluido folicular proporciona el microambiente dentro del cual el ovocito madura. Se 
deriva principalmente del plasma a través del compartimiento vascular en la pared del folículo. Sin 
embargo, también contiene factores producidos localmente por las células del folículo, cuya 
producción varía durante diferentes estados reproductivos. Su composición es al menos tan compleja 
como la del suero, dinámica en el sentido de que su composición es única para cada folículo y 
depende de su estado metabólico. Proporciona un entorno favorable para el crecimiento y la 
diferenciación de las células foliculares, así como para el núcleo y la maduración citoplásmica de los 
ovocitos. También interviene en el momento de la ovulación, favoreciendo el paso del ovocito en el 
oviducto, y en el momento de la fecundación, atrayendo a los espermatozoides al lugar de la 
fertilización, y estimulando la reacción acrosomal (Fahiminiya y Gérard, 2010). 
2.5.1 Formación y desarrollo del antro folicular 
Los folículos no poseen una gran cantidad de líquido extracelular desde el comienzo de su 
desarrollo. El folículo primordial consiste en un ovocito relativamente pequeño rodeado por una sola 
capa de células escamosas, cuando el folículo primordial abandona la reserva ovárica se convierte en 
un folículo primario, el cual cuenta con una capa externa de células de pregranulosa  que empiezan a 
convertirse en células cuboidales de granulosa; estas células se multiplican y se organizan en varias 
capas alrededor del ovocito para formar el folículo secundario, en donde la granulosa empieza a 
secretar el fluido folicular que conforme aumente formará espacios entre ellas. En los folículos 
terciarios o de Graff, estos espacios de fluido irán confluyendo para formar el antro folicular. Por 
otra parte se produce la reorganización y diferenciación del estroma, el cual rodea al folículo 
formando las tecas foliculares externa e interna; esta última se vasculariza (angiogénesis) y permite 
el acceso de diversos componentes hacia el folículo en crecimiento (Gosden et al., 1988). 
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Para varias especies de mamíferos estudiados, el antro se forma cuando el folículo alcanza 
un diámetro de 0.2 mm. Por el contrario, la duración del desarrollo del antro folicular, el tamaño 
máximo del antro y el volumen del líquido folicular varían según la especie (Monniaux et al., 2009). 
2.5.2 Origen del fluido folicular 
El fluido folicular se origina a partir del suero y también esta compuesto parcialmente de 
sustancias producidas localmente relacionadas con la actividad metabólica de las células foliculares 
(Tabatabaei et al., 2011), ya que es poco probable que las proteínas plasmáticas encontradas en el 
fluido folicular sean sintetizadas in situ; por otro lado, las altas concentraciones de esteroides y de 
mucopolisacáridos casi con certeza reflejan la actividad de síntesis de las células foliculares 
(Edwards, 1974) 
Otros estudios postulan tres fases de formación del fluido folicular. El origen del fluido 
primario sería intracelular, mientras que el fluido secundario se ha atribuido a la trasudación de los 
capilares tecales. El fluido terciario se produce en el folículo colapsado posterior a la ovulación 
(Gosden et al., 1988). 
La secreción inicial observada entre las capas de células de la granulosa, y la posterior 
llegada de agua, electrolitos y moles del plasma sanguíneo se acumulan como resultado de un 
gradiente osmótico. Los glicosaminoglicanos, el hialuronano, la condroitina y el sulfato de 
dermatano, y sus moléculas asociadas serían responsables del gradiente osmótico requerido para la 
formación y crecimiento del antro (Clarke et al., 2006) 
2.5.3 Aspectos cuantitativos de la formación de fluido folicular 
El tamaño del folículo maduro de Graaf esta genéticamente determinado y tiene importancia 
fisiológica. El volumen del antro influirá en la concentración de hormonas y metabolitos en el fluido 
extracelular, y en consecuencia, sus acciones biológicas. La formación del antro requiere las 
acciones combinadas de FSH y estrógeno (Goldenberg et al., 1972), y se prevé que los cambios de 
volumen también estarán regulados por el polipéptido y las hormonas esteroideas. En este sentido, 
puede ser significativo que las concentraciones de estrógeno y andrógeno en el antro sean muy 
diferentes en los folículos que se expanden en comparación con los que se reducen (atrésicos) 
(McNatty et al., 1979). 
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2.5.4 La barrera hemato-folicular 
In vivo, el fluido folicular esta separado de la circulación sanguínea por la barrera hemato-
folicular, la cual se encuentra formada por dos capas de células (granulosa y teca) y una membrana 
basal que las separa. La teca interna se encuentra fuera de la membrana basal, y a diferencia de la 
granulosa, esta vascularizada. La integridad del folículo completamente desarrollado esta 
indudablemente determinada por las propiedades de estas tres capas, aunque durante las primeras 
etapas de crecimiento la capa de granulosa es muy pequeña, y la teca se desarrolla a medida que los 
folículos se expanden (Edwards, 1974). 
La superficie epitelial que mira hacia el antro es uniforme y carece de canales o procesos 
conspicuos. La morfología del epitelio folicular sugiere una estructura que es altamente permeable 
al agua y a las sustancias disueltas. (Gosden et al., 1983).  
La barrera hemato-folicular es permeable y permite el rápido paso de aminoácidos o ciertas 
proteínas de la circulación al antro (McNatty, 1978). Por otro lado, el paso de ciertos componentes 
de mayor peso molecular (> 100 kDa) está mucho más regulado (Clarke et al., 2006)  
Las actividades y propiedades metabólicas de la barrera del folículo sanguíneo cambian 
significativamente durante la maduración del folículo (Gosden et al., 1988). 
2.5.5 Características bioquímicas del fluido folicular 
Entre los componentes del fluido folicular se encuentran esteroides y glicoproteínas, que son 
sintetizados por células foliculares dominantes, y son parte de los constituyentes específicos del 
fluido folicular, así como otros factores o sustancias que son sintetizados por células somáticas 
ováricas; estos compuestos contribuyen al metabolismo de las células y del ovocito folicular (Gérard 
et al., 2002; Nandi et al., 2007). 
Investigaciones sobre su composición bioquímica han determinado que las concentraciones 
de carbohidratos, esteroides, proteínas, y mucopolisacáridos sufren cambios a medida que crece el 
folículo (Gibory y Millar, 1982; Illera, 1994). Los cambios en los componentes bioquímicos del 
fluido folicular pueden influir en la maduración y la calidad del ovocito (Leroy et al., 2004; Gode et 
al., 2011). 
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La glucosa juega un rol importante en el metabolismo ovárico, siendo considerado la 
principal fuente de energía para el ovario; se origina a partir de la glucólisis dentro de las células de 
granulosa mural  (Leese y Lenton, 1990, Collins et al., 1997) y por la afluencia de algunas 
moléculas del plasma sanguíneo a los folículos (Leese y Lenton, 1990). 
La concentración de proteína total en todas las clases de folículos solo representan el 75 al 
80% de lo que puede encontrarse en el suero sanguíneo (Wise, 1987). Se especula que la función de 
tamizado de la barrera del folículo sanguíneo impide la diseminación de las proteínas del plasma, 
volviéndose más efectiva con el crecimiento de los folículos. 
Se ha demostrado que el fluido folicular favorece la reacción acrosómica y la capacitación 
de los espermatozoides (Bravo y Valdivia, 2018), en este sentido la albúmina es considerada el 
principal factor inductor de la capacitación espermática,  debido a que  induce la liberación de 
colesterol de la membrana plasmática para estimular dicha capacitación y posteriormente la reacción 
acrosomal (Visconti et al., 1995). La albúmina también sería necesaria para desarrollo de una 
presión coloidal que podría contribuir a la alta viscosidad del fluido folicular (Rahman et al., 2008) 
El colesterol sérico podría no ser el principal compuesto metabólico para la esteroidogénesis  
en los folículos ováricos, basándose en que las células de granulosa poseen abundante reserva de 
ésteres de colesterilo que pueden brindar colesterol libre para la progesterona preovulatoria o la 
esteroidogénesis general (Endresen et al.,1990) 
La composición bioquímica de los folículos dominantes son un indicador del estadio de 
desarrollo y la calidad del ovocito, puesto que brinda información sobre los requerimientos celulares 
(Gérard et al., 2002). El estado y composición bioquímica del fluido folicular son importantes para 
determinar el estado de maduración del ovocito; su calidad y su posterior potencial para lograr la 
fertilización y desarrollo embrionario. Estos factores nos permitirían predecir el éxito de la 
fertilización y la probabilidad de una gestación a término (Duran et al., 1997; Fahiminiya y Gérard, 
2010). 
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2.5.6 Funciones del fluido folicular 
Maduración y calidad de los ovocitos  
En la mayoría de las especies estudiadas, los ovocitos maduros in vitro muestran una baja 
capacidad de desarrollo en comparación con los ovocitos maduros in vivo; en este sentido, el fluido 
folicular jugaría un papel esencial en la calidad del ovocito. El estado fisiológico de los folículos 
responsables del fluido folicular utilizado en estudios de maduración in vitro sería un factor 
importante (Sutton et al., 2003). 
La calidad del ovocito ciertamente no está correlacionada con una sola molécula, sino más 
bien con un equilibrio preciso de varios componentes del fluido folicular (Fahiminiya y Gérard, 
2010). 
Efectos sobre los espermatozoides y la fertilización 
El fluido folicular es capaz de aumentar la motilidad de los espermatozoides in vitro, así 
mismo estimula la capacitación y reacción acrosómica de los espermatozoides (Hong et al., 1993). 
El líquido folicular favorecería la llegada de los espermatozoides al lugar de la fertilización; la 
presencia de agentes quimiotácticos se ha demostrado en el líquido folicular de varias especies 
(Eisenbach, 1999). 
Efectos sobre el desarrollo embrionario 
El fluido folicular protege al ovocito contra la proteólisis y la extrusión durante la 
ovulación, proporcionando un microentorno apropiado que favorece el desarrollo embrionario 
adecuado; por lo que juega un papel clave en la calidad del embrión (McNatty, 1978, Guerreiro et 
al., 2018). 
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2.6    Técnicas de asistencia reproductiva  
2.6.1  Ultrasonografía   
Aplicaciones de la ultrasonografía en la reproducción 
La ultrasonografía ha permitido descubrimientos importantes para la reproducción animal, 
posibilitando una mayor compresión de los eventos que ocurren durante el ciclo ovárico. En este 
sentido ha mejorando la eficiencia reproductiva en diferentes animales domésticos, mediante el 
estudio de la estructura y función de los ovarios (Bravo et al., 1993), el reconocimiento temprano de 
la gestación, entre otros (Buckrell et al., 1986). 
La eficiencia de los trabajos con ultrasonografía depende básicamente de la observación 
completa de los folículos en desarrollo, la determinación del diámetro folicular y la ubicación 
anatómica de los ovarios (Gonzáles-Bulnes et al. 1994) 
Ultrasonografía en camélidos sudamericanos 
Al contrario de la laparotomía exploratoria o la laparoscopía, es considerada  una técnica de 
diagnóstico no invasiva. En camélidos sudamericanos viene siendo empleada desde hace muchos 
años, no evidenciando efectos perjudiciales y siendo muy bien tolerado (Bourke et al., 1992). 
El empleo de ultrasonografía transrectal en camélidos sudamericanos es mediante un 
transductor lineal con una sonda convexa en una frecuencia entre 5 a 7.5 MHz. Dicha frecuencia 
garantiza una imagen clara y bien definida con suficiente penetración en profundidad para examinar 
la totalidad del tracto reproductivo (Parraguez et al., 2010) 
Los principales usos de esta técnica en camélidos sudamericanos son la evaluación del 
tracto reproductivo, diagnostico de preñez y estimación de la edad del feto. En la actualidad esta 
técnica tiene usos más específicos como la evaluación de la dinámica folicular, la detección de la 
ovulación, la evaluación de los tratamientos de superovulación y la aspiración folicular transvaginal 
(Parraguez et al., 2010). 
Mediante ultrasonografía transrectal los folículos ≥4 mm se muestran como estructuras 
redondas y anecoicas (negras), (Sumar, 1989) distribuidos a la periferia del ovario; por otra parte el 
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estroma del ovario se observa ecogénico y de manera más brillante que las demás estructuras 
ováricas (Adams et al., 1989).  
La introducción de la ecografía de exploración para la reproducción ha demostrado que 
mejora la preñez en una tasa de 50-60% hasta un 85-90% en los rebaños de camélidos ubicados en 
su lugar de origen, el Altiplano Andino (Parraguez et al., 2010). 
2.6.2  Sincronización hormonal de la onda folicular   
En los camélidos sudamericanos la cópula provocará una descarga de LH que permite 
desencadenar el proceso de ovulación. Cuando no exista un estímulo que desencadene  el la fase 
ovulatoria, se producirán oleadas continuas de crecimiento, maduración y atresia folicular (Vaughan 
y Tibary, 2006). 
El proceso de sincronización de la emergencia de una nueva onda folicular será producto de 
sincronizar el desarrollo folicular ovárico (Martínez, et al 2000), que puede ser controlado por 
tratamientos hormonales o mecánicamente por ablación folicular guiada por ultrasonido. En 
camélidos se han empleado tratamientos mediante  GnRH y LH con el objetivo de inducir la 
ovulación y estimular el desarrollo folicular ovárico (Bravo et al, 1992; Ratto et al., 2006). 
El acetato de buserelina (análogo de GnRH) se ha utilizado en llamas para producir la 
sincronización de la onda folicular en diferentes fases del desarrollo ovárico (Ferrer et al, 2002). Se 
ha demostrado en alpacas que luego de la aplicación de 1ml de Acetato de buserelina por vía 
intramuscular, el intervalo hasta la tasa de emergencia fue de 4.3  1.4 días (Vaughan y Tibary, 
2006). 
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III. MATERIALES Y MÉTODOS                                                                              
3.1      Lugar de estudio 
Las actividades del estudio para la obtención de las muestras del fluido folicular, se 
realizaron durante los meses de febrero y abril del año 2016 en el CIP-Chuquibambilla de la 
Universidad Nacional del Altiplano; localizado a 3974 msnm, en la provincia de Melgar, región de 
Puno. Durante el desarrolló del presente estudio se registró una temperatura promedio de 9.5° C, así 
mismo, una temperatura mínima de  2,3 °C y máxima de 16,7°C. 
El análisis bioquímico de las muestras se realizó en el Laboratorio de Fisiología de la 
Facultad de Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional Mayor de San Marcos en Lima. 
 
3.2     Animales 
Se emplearon 27 alpacas hembras adultas de 4 a 7 años de edad, vacías, de variedad suri, sin 
cría al pie con antecedentes reproductivos de haber tenido al menos un parto. Los animales fueron 
evaluados mediante ultrasonografía transrectal para comprobar  la presencia de un folículo 
dominante pre ovulatorio (≥7mm) y la ausencia de problemas reproductivos (quistes foliculares, 
endometritis) Todas las alpacas seleccionadas se mantuvieron en un corral en específico, separadas 
de contacto con los machos; así mismo recibieron las mismas condiciones de manejo y fueron 
alimentadas a base de pasturas naturales. 
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3.3     Procedimiento Metodológico  
3.3.1 Pre - Evaluación ecográfica 
27 alpacas hembras fueron seleccionadas mediante la observación de un folículo ≥ 7 mm de 
tamaño, a través de un ecógrafo ALOKA SSD 500 equipado con un transductor lineal de 7.5 MHz. 
Se descartaron los animales con dimensiones estrechas de recto, debido a que no permitiría 
manipular el útero con facilidad para la evaluación ecográfica. 
3.3.2 Sincronización de la onda folicular 
Se sincronizo la onda folicular de todas las alpacas en estudio mediante la administración de 
1ml de un análogo de GnRH (0.0042 mg de acetato de buserelina) por vía intramuscular con el 
objetivo de uniformizar en crecimiento folicular. Transcurrida 48 horas de la sincronización, se 
verifica la ovulación mediante la desaparición del folículo dominante, visto por ecografía; 
seguidamente se producirá la emergencia de una nueva onda folicular sincronizada y la posterior 
formación del folículo dominante. 
3.3.3 Identificación de grupos 
Se realizó evaluaciones ecográficas interdiarias para identificar el estadio de desarrollo 
folicular del folículo dominante (crecimiento, estática o regresión). Según el estadio de desarrollo 
las alpacas se asignaron en los siguientes grupos: 
 
G1 (n=9): Animales con folículos en estadio de crecimiento ≥ 7 mm y que se observe un 
incremento de tamaño en  2 observaciones.   
G2 (n=9): Animales con folículos en estadio estática ≥ 7 mm y que se mantenga sin variación al 
menos en  2 observaciones.  
G3 (n=9): Animales con folículos en estadio de regresión ≥ 7 mm y que se observe disminución de 
tamaño en 2 observaciones. 
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Cuadro 2. Identificación de grupos 
 
Grupos Estadio N° de animales 
G1 Crecimiento 9 
G2 Estática 9 
G3 Regresión 9 
 
Los datos de las evaluaciones ecográficas fueron registrados en fichas ecográficas para 
seguir la dinámica folicular y poder identificar el estadio (Apéndice 5).  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figura  5.     Diseño del estudio 
Pre - 
Evaluación 
ecográfica 
Sincronización 
de la onda 
Verificación de 
la ovulación por 
ecografía 
Evaluación ecográfica  (Folículo 
dominante ≥ 7 mm)  
Identificación de estadio 
folicular 
Aspiración del fluido 
folicular 
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3.3.4 Aspiración del fluido folicular 
Una vez identificado el estadio del desarrollo folicular se procedió a realizar la aspiración 
del fluido folicular. Para lo cual se realizo el siguiente protocolo: en primer lugar, se administró 3ml 
de lidocaína al 2% por vía epidural para reducir las ondas peristálticas y relajar el útero, de modo 
que facilite la manipulación del ovario. Luego se procedió a la limpieza y desinfección de la vulva y 
el perineo. Terminada la limpieza del área, se procede a aspirar el fluido folicular con una aguja N° 
19, acoplada en un transductor transvaginal de 5.0 MHz, y un ecógrafo ALOKA SSD500 que 
permite observar el ovario y el folículo dominante. 
El procedimiento consiste en ubicar el transductor en el fondo de la vagina para luego 
proceder a introducir la otra mano por el recto y fijar el ovario contra la punta del transductor (donde 
se encuentra ubicada la aguja), permitiendo visualizar tanto el ovario como el folículo dominante en 
la pantalla del equipo de ultrasonografía. A su vez nos permite apreciar la trayectoria de la aguja 
para lograr una aspiración exitosa. 
Inmediatamente ubicado el folículo dominante a aspirar, se impulsa la aguja suavemente 
para que penetre la pared vaginal y luego la folicular; aspirando el contenido folicular  que es 
recolectado en un tubo Falcón de 15 ml, el cual se mantuvo a una temperatura de 37°c en baño 
maría. Es importante señalar que para realizar la aspiración del fluido folicular se utilizó un medio 
compuesto  10 000 UI/L de heparina y 50 μg/L de gentamicina. La aspiración se realizó con un 
sistema previamente cargado con este medio; a su vez  terminada la aspiración se realizó un lavado 
exhaustivo del contenido folicular en la aguja y en el sistema de recolección con el mismo medio. 
Finalizada la recolección se procedió a centrifugar el contenido folicular a 3000 rpm por 20 
min para separar los contenidos celulares. El sobrenadante fue colocado en viales de 2ml 
identificados y rotulados. Seguidamente fueron sumergidos en nitrógeno líquido para su 
almacenamiento y estudio de su composición bioquímica con un equipo analizador en la Facultad de 
Medicina Veterinaria de la Universidad Nacional Mayor de San Marcos. 
Los datos fueron registrados en fichas para su posterior análisis (Apéndice 6) 
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3.3.5 Análisis bioquímico     
Las muestras fueron descongeladas para proceder al análisis bioquímico, determinándose 
los niveles de glucosa, proteína, albumina, triglicéridos y colesterol, a través de kits comerciales 
(FAR Diagnostics, Italia) específicos para cada uno de ellos, siguiendo las especificaciones del 
fabricante.  Para ello se utilizó un analizador bioquímico semiautomático (SINOWA, China), el cual 
necesitó un periodo de estabilización de 10 a 15 min desde el encendido; así mismo, se estabilizó la 
temperatura a 37°C mediante baño maría. 
Se analizaron 10 muestras de fluido folicular por día mediante el uso de tubos de ensayo de 
3ml para cada muestra. El procedimiento consistió en depositar 500µL del reactivo 1 y 5µL de 
muestra de fluido folicular en un tubo de ensayo, posteriormente fueron colocados en baño maría 
por un periodo de 5 minutos; finalmente el analizador bioquímico aspira el contenido y se realiza la 
lectura de los resultados. 
3.3.6 Análisis estadístico 
El análisis de los datos obtenidos se realizó mediante el programa estadístico SPSS 25. Así 
mismo se verifico que los valores presenten una distribución normal; posteriormente se realizo el 
análisis de varianza (ANOVA) para comparar las medias de los diferentes estadios (G1, G2, G3) por 
cada componente bioquímico.  
El tipo de ANOVA utilizado fue el de un solo factor, cuya notación es la siguiente:  
Xij = μ + αi + εij 
“Donde Xij es la variable respuesta para la j-ésima observación en el i-ésimo tratamiento, μ 
es la media general de la población, αi es el i-ésimo efecto del tratamiento, que es la diferencia entre 
la media del i-ésimo tratamiento y la media general de la población, y εij es el error experimental” 
(Navidi, 2006). 
Los resultados en donde se encontró diferencia significativa fueron evaluados mediante la 
prueba de Tukey, con la finalidad de conocer entre que grupos específicamente se encuentra la 
diferencia. Considerado una significancia de p < 0.05
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IV. RESULTADOS    
4.1 Diámetro del folículo al momento de la aspiración: 
El diámetro del folículo al momento de la aspiración fue semejante para los tres estadios de 
desarrollo folicular. No hubo diferencia significativa al realizar la comparación de medias (Cuadro  
3) 
Cuadro 3. Diámetro folicular al momento de la aspiración del fluido folicular según el estadio de 
desarrollo folicular 
Estadio N Media (mm) Mínimo 
(mm) 
Máximo 
(mm) 
G1 9 8.63 ± 1.38 7 11 
G2 9 8.98 ± 1.44 7.6 12 
G3 9 8.22 ± 1.06 7 10 
 
E1: estadio de crecimiento; E2: estadio de estática; E3: estadio de regresión; N: Número de hembras 
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4.2. Tasa de recuperación del fluido folicular  
Mediante la técnica de recuperación de fluido folicular ovárico, vía transvaginal, se logró 
obtener 28 muestras, de un total de 39 alpacas que presentaban un folículo dominante (≥0.07 mm). 
De las 28 muestras (E1=9; E2=10; E3=9), se descartó una muestra que resulto contaminada con 
sangre al momento de la aspiración, la cual pertenecía al grupo de estadio de estática (Cuadro 4). 
 
Cuadro 4. Tasa de recuperación del fluido folicular ovárico  
 
 Aspiración Número de alpacas Tasa de aspiración 
 
Fluido folicular recuperado 28 71.80% 
 
Fluido folicular no recuperado 11 28.20% 
 
Total de animales viables a la técnica 39 100% 
 
 
 
 
4.3. Valores bioquímicos del fluido folicular de glucosa, proteínas totales, albúmina, colesterol 
y triglicéridos según su estadio de desarrollo folicular ovárico. 
 
Los resultados hallados después de realizar las determinaciones de cada componente 
bioquímico mediante un analizador semiautomático (SINOWA, China) y kits comerciales 
específicos (FAR Diagnostics, Italia), se pueden observar en el siguiente cuadro (Cuadro 5). 
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Cuadro 5. Niveles de glucosa, proteína, albúmina, colesterol y triglicéridos en el fluido folicular 
según estadio de desarrollo folicular 
 
Las concentraciones de proteína total, albúmina, colesterol y triglicéridos no difirieron 
significativamente entre los estadios de desarrollo folicular.  
Los resultados en el cuadro 5 y la figura 6, muestran que la concentración de glucosa fue 
significativamente diferente (p ≤ 0.05) entre el estadio de estática y regresión, siendo menor el valor 
en regresión 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 Estadios 
Componente bioquímico Crecimiento 
n=9 
Estática 
n=9 
Regresión 
n=9 
Glucosa (mg/dl) 37.04 ± 8.58a,b 41.19 ± 9.99a 30.07 ± 7.85b 
Proteína (g/dl) 1.65 ± 0.63 1.93 ± 0.85 1.79 ± 0.97 
Albumina (g/dl) 1.14 ± 0.36 1.42 ± 0.48 1.31 ± 0.57 
Colesterol (mg/dl) 15.82 ± 7.7 18.3 ± 7.43 11.08 ± 5.25 
Triglicéridos (mg/dl) 11.3 ± 5.12 12.35 ± 5.84 10.78 ± 4.27 
Figura 6.  Valores de glucosa folicular en estadio de crecimiento, estática y regresión 
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V. DISCUSIÓN 
 
El fluido folicular contiene diferentes componentes bioquímicos provenientes del suero o de 
la producción local en los folículos, que se relacionan con la actividad metabólica de las células 
foliculares (Gérard et al., 2002) y que cambian junto a la estructura de la pared folicular durante el 
crecimiento del folículo (Brantmeier et al., 1987). En este sentido, la composición bioquímica del 
fluido folicular puede diferir según el estadio de desarrollo folicular.  
Los metabolitos bioquímicos del fluido folicular son esenciales para la maduración e incluso 
la fertilización del ovocito; por lo que cambios en los metabolitos pueden afectar el crecimiento y la 
calidad del ovocito (Leroy et al., 2004; Gode et al., 2011). El presente estudio representa la primera 
investigación de componentes bioquímicos (glucosa, proteína total, albúmina, colesterol y 
triglicéridos) del fluido folicular en alpacas, según el estadio de desarrollo folicular. 
Glucosa 
La glucosa cumple un rol fundamental en el metabolismo ovárico como fuente de energía. 
Los niveles de glucosa encontrados en los estadios de crecimiento, estática y regresión son 37.04, 
41.19 y 30.07 mg/dl, respectivamente, presentando diferencia significativa entre el estadio de 
estática y regresión, siendo menor el valor en regresión; lo que podría sugerir un agotamiento de los 
contenidos de glucosa en este estadio y la existencia de cambios en el contenido de glucosa folicular 
según el estadio de desarrollo folicular 
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Los resultados actuales podrían explicarse teniendo en cuenta el tiempo del periodo de 
crecimiento y estática indicado por Bravo et al (1990a) de 4,8 ± 1,5 días y 5 ± 1.6 días, 
respectivamente; siendo 10-11 días en promedio para cuando el folículo se encontrase en el estadio 
de regresión, lo que implicaría un tiempo suficiente para que los niveles de glucosa disminuyan 
debido al catabolismo local de los carbohidratos (Ali et al., 2008). Este hallazgo coincide con lo 
reportado por Gérard et al (2002) en yeguas, donde los contenidos de glucosa tendieron a disminuir 
al pasar de la etapa dominante temprana (20-22 mm) a la etapa dominante tardía (30–32 mm); cabe 
precisar que el estudio en mención fue también realizado mediante punción folicular guiada por 
ecografía transvaginal. 
La glucosa se origina a partir de la glucólisis dentro de las células de granulosa mural  
(Leese y Lenton, 1990, Collins et al., 1997) y por la afluencia de algunas moléculas del plasma 
sanguíneo a los folículos (Leese y Lenton, 1990); por lo que una menor permeabilidad de la barrera 
folicular en el estadio de regresión podría disminuir la afluencia de glucosa a partir de plasma 
sanguíneo. Los cambios en la permeabilidad son factibles debido a que las propiedades metabólicas 
de la barrera del folículo cambian significativamente durante el crecimiento folicular (Gosden et al., 
1988). 
Los valores obtenidos fueron inferiores a los encontrados en alpacas por  Huanca et al 
(2017); 49.17, 47.95 mg/dl; aunque con un objetivo diferente y utilizando como inductor de 
ovulación al PS y GnRH, respectivamente. En esta misma especie, Coila et al (2011) reportaron 
valores superiores de glucosa de 45.8, 56.4 y 69.0 mg/dl; para folículos pequeños, medianos y 
grandes, respectivamente, sin embargo, utilizaron ovarios procedentes de animales sacrificados, por 
lo que no es factible determinar los respectivos estadios de desarrollo folicular. 
En otras especies se ha observado un comportamiento similar de disminución en la 
concentración de glucosa en el fluido folicular pero relacionado al tamaño folicular, Ali et al  (2008) 
manifestaron que en dromedarios el contenido de glucosa en el fluido folicular disminuyo a medida 
que los folículos aumentan de 5-9 mm (136 ± 4.05 mg/dl) a 10-20 mm (77.09 ± 4.31 mg/dl), 
atribuyendo al efecto de dilución del agua, ya que comparativamente habría más fluido presente en 
los folículos grandes que en los pequeños. Por el contrario; en vacas lecheras se evidencio que la 
concentración de glucosa fue directamente proporcional al tamaño folicular (Leroy et al., 2004).  
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Los niveles de glucosa folicular para los estadios en estudio fueron inferiores a los valores 
de glucosa sérica (81 ± 9.5 mg/dl) reportados en alpacas por Olazabal et al (2015). Así mismo, es 
importante señalar que no se observó en el presente estudio diferencia significativa entre el estadio 
de crecimiento y estática.  
Se debe considerar que además del estadio del desarrollo folicular y el tamaño folicular, la 
dieta también puede influir en el contenido de glucosa del fluido folicular (Landoua et al., 2000). El 
conocimiento de los mecanismos exactos implicados en la regulación de los contenidos de glucosa 
del fluido folicular en alpacas es muy escaso y aún siguen en investigación. 
Proteína total 
Los niveles de proteína encontrados en los estadios de crecimiento, estática y regresión son 
1.65, 1.93 ,1.79 g/dl, respectivamente. Se evidencio un incremento en los niveles de proteína del 
estadio de crecimiento a estática., sin embargo, la diferencia no fue significativa, por lo que el 
contenido folicular de las proteínas totales no parece cambiar con el desarrollo folicular y se 
mantendría constante. 
En relación, Vencato et al (2014) evaluaron en llamas el perfil electroforético de proteínas 
del fluido folicular en diferentes etapas del desarrollo del folículo (crecimiento, estática, regresión), 
encontrando un aumento en proteínas de 250 kDa al pasar de la fase de crecimiento a la fase de 
estática; lo que coincidiría con el comportamiento observado en el presente estudio, debido a que al 
ser proteínas de alto peso molecular afectaría del mismo modo la concentración total de proteínas en 
los estadios mencionados. 
Los valores obtenidos son inferiores a los señalados en alpacas por Coila et al (2011); 5.03, 
5.68, 7.25 g/dl; para folículos pequeños, medianos y grandes, respectivamente. De igual forma, los 
resultados difieren de lo valores (7.26 g/dl) reportados por Pacheco et al (2007), para folículos 
terciarios (>7mm) en esta misma especie. Cabe mencionar que el fluido folicular de los trabajos 
mencionados fue tomado de ovarios procedentes de camal, lo que afectaría la concentración real del 
metabolito en mención y explicaría las diferencias con el presente estudio. 
Se ha evaluado al fluido folicular en otras especies, pero en relación a su tamaño folicular. 
En camellos, Ali et al (2008) encontraron niveles de proteína total de 5.97 y 6,14 g/dl para folículos 
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pequeños (5-9 mm) y grandes (10-20 mm), tampoco encontrando diferencias significativas. 
Hallazgos similares han sido reportados en vacas lecheras, Leroy et al (2004) indicaron que el 
contenido de la proteína total no difiere significativamente durante el crecimiento folicular. 
Albúmina 
Los niveles de albúmina encontrados en los estadios de crecimiento, estática y regresión son 
1.14, 1.42, 1.31 g/dl, respectivamente, no presentando diferencia significativa entre los estadios, por 
lo que estadio de desarrollo folicular no tendría influencia sobre los niveles de albúmina. 
El resultado en el estadio de crecimiento es similar a los valores informados en alpacas por 
Huanca et al (2017); 1.11, 1.13 g/dl; utilizando como inductor de ovulación al PS y GnRH, 
respectivamente; mientras que los valores obtenidos en el estadio de estática y crecimiento fueron 
superiores. La investigación en mención también fue realizada mediante aspiración transvaginal a 
partir de folículos mayores de 7mm, sin embargo, podrían haber estado en cualquiera de los estadios 
de desarrollo (crecimiento, estática, regresión) al momento de la aspiración.  
Según lo sugiere Pacheco et al (2007), la albúmina se incrementa ligeramente en estadios 
preovulatorios puesto que cumpliría un rol fundamental en el desarrollo y preparación de los 
gametos, previo a la fecundación. Así mismo se ha demostrado que el fluido folicular estimularía 
tanto la motilidad espermática como la reacción acrosómica, considerando a la albúmina como uno 
de los principales factores en estos eventos (Bravo y Valdivia, 2018). Por lo que un menor valor de 
albúmina en un estadio de crecimiento prematuro podría deberse a su condición lejana a la 
ovulación en comparación con los otros estadios. 
En esta misma especie, Pacheco et al (2007) reportó valores superiores de albúmina (5.29 
g/dl) en relación a los resultados obtenido en el presente estudio. El fluido también fue recuperado 
de folículos >7mm (folículos terciarios), pero de ovarios procedentes de camal, por lo que se 
podrían generar cambios en la composición regular in vivo de la albúmina. 
Se evidencio que la albúmina constituye más de la mitad de la proteína total, lo cual también 
fue observado en otros estudios en camélidos sudamericanos (Vencato et al., 2014; Huanca et al., 
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Existen estudios en otras especies evaluando los niveles de albumina pero según su tamaño 
folicular. En camellos, El-Shahat et al (2013),  encontraron  niveles de albumina en el fluido 
folicular de 3, 3, 3.2 g/dl para folículos pequeños (1-3 mm) medianos (4-9 mm) y grandes (10-20 
mm), tampoco encontrando diferencias significativas. Otro estudio en esta misma especie reveló 
valores de 4.87 y 3.51 g/dl, para folículos pequeños (2-6 mm) y grandes (7-20 mm), la menor 
concentración de albúmina en los folículos grandes se vinculo al aumento del fluido producto del 
crecimiento folicular lo cual tendría un efecto disolvente sobre este metabolito (Rahman et al., 
2008).  
Colesterol 
Los resultados de colesterol folicular encontrados en los estadios de crecimiento, estática y 
regresión son 15.82, 18.3, 11.86 mg/dl, respectivamente, evidenciando una marcada disminución de 
los niveles de colesterol al pasar del estadio de estática a regresión, sin embargo, la diferencia no fue 
significativa. 
El colesterol es considerado el precursor de todas las hormonas esteroides, incluido el 
estrógeno y la progesterona en las hembras (Pineda, 1989), por lo tanto, el menor nivel de colesterol 
folicular en el estadio de regresión estaría asociado a la biotransformación de colesterol en 
esteroides sexuales (Rahman et al., 2008); proceso que se acentuaría al aproximarse a la atresia 
folicular. 
El colesterol folicular se origina a partir de las células de granulosa y del suero sanguíneo 
mediante la captación de lipoproteínas plasmáticas (Endresen et al., 1990). En este sentido, Gérard 
et al (2002) observaron en yeguas, que el contenido de lipoproteínas disminuyo significativamente 
al pasar de la etapa dominante temprana (20-22 mm) a la etapa dominante tardía (30–32 mm); por lo 
explicaría en parte el comportamiento similar observado en el colesterol folicular. 
Los resultados obtenidos son inferiores a los reportados en alpacas por Huanca et a. (2017); 
39.01, 42.5 mg/dl; utilizando como inductor de ovulación al PS y GnRH, respectivamente. El 
método de colección empleado para folículos >7mm fue similar al presente estudio, de modo que los 
resultados probablemente difieren debido al agente inductor de ovulación; a su vez se debe 
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considerar que los folículos podrían haber estado cualquiera de los estadios de desarrollo 
(crecimiento, estática, regresión) al momento de la aspiración folicular. 
Por otro lado, los resultados fueron superiores a los encontrados por Coila et al (2007); 3.96, 
5.33 y 6,18  mg/dl, para folículos pequeños, medianos y grandes, respectivamente., las diferencias 
estarían asociadas al método de colección utilizado puesto que provenían de ovarios de camal.  
En camelus dromedarius, Rahman et al (2008) encontraron que la concentración de 
colesterol es significativamente menor en los folículos grandes (1.62 mg/dl) en comparación con los 
folículos pequeños (3.6 mg/dl); la disminución del nivel de colesterol en los folículos grandes fue 
atribuido a la conversión del colesterol en hormonas esteroides, estrógeno y progesterona durante la 
esteroidogénesis; así mismo destacaron que la concentración de colesterol sérico fue mucho más alta 
que en el fluido de los folículos de cualquier tamaño.   
Por lo contrario, un estudio más reciente en esta misma especie no encontró diferencias 
significativas de colesterol en el fluido folicular para 3 diferentes tamaños de folículos (El-Bahr et 
al., 2015). De modo que el tamaño folicular aparentemente tampoco tendría mayor efecto sobre los 
niveles de colesterol folicular  
Triglicéridos 
Los triglicéridos son considerados la forma de almacenamiento de los lípidos, su hidrólisis 
produce una molécula de glicerol y tres moléculas de ácidos grasos, que son la energía necesaria 
para el desarrollo folicular. Los niveles de triglicéridos encontrados en los grupos de crecimiento, 
estática y regresión son 11.3, 12.35, 10.78 mg/dl, respectivamente, no presentando diferencia 
significativa entre estadios, de modo que el contenido de triglicérido no cambiaría con el desarrollo 
folicular  
Los resultados encontrados son inferiores a los reportados por Coila et al (2011), 17.91 y 
14.91 mg/dl, para folículos pequeños y medianos, respectivamente; mientras que aparentemente son 
similares para los folículos grandes (12 mg/dl), esto se explicaría debido a que el fluido folicular de 
los folículos de mayor tamaño también provendrían de folículos dominantes. 
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Huanca et al (2017), reportó valores de 3.94, 3.16 mg/dl, para folículos >7mm utilizando 
como inductor de ovulación al PS y GnRH, respectivamente. No encontrando diferencia 
significativa 
En camellos iraníes, Albomohsen et al (2011) notaron que la concentración sérica de 
triglicéridos (34.3 mg/dl) fue significativamente mayor que el nivel hallado en folículos pequeños 
(31.3 mg /dL) y grandes (17.8 mg/dl). Así mismo los niveles de triglicéridos en los folículos grandes 
son significativamente menores que los folículos pequeños. La diferencia en la concentración de 
triglicéridos puede explicarse por el hecho de que los triglicéridos probablemente no pasan a través 
de la membrana folicular porque son transportados por las lipoproteínas de muy baja densidad 
(VLDL), que son demasiado grandes para pasar la barrera hemato- folicular (Shalgi et al., 1973, 
Volpe et al., 1991). 
Por otro lado, Leroy et al (2004) observaron que la concentración de este metabolito en el 
líquido folicular aumentó en un 43% a medida que el tamaño del folículo aumentó de pequeño (<4 
mm) a grande (> 10 mm) en las vacas lecheras. La discrepancia con las otras investigaciones se 
debería a que son diferentes especies. 
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VI. CONCLUSIONES 
 
 Existen diferencia significativa en los niveles de glucosa entre los estadios de estática y 
regresión, siendo menor el valor en regresión. 
 No existen diferencias significativas en los niveles de proteína total, albúmina, triglicéridos 
y colesterol entre los estadios de desarrollo folicular 
 Se observó una tendencia de disminución del colesterol folicular al pasar del estadio de 
estática a regresión; pero no llegó a ser significativa. 
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VIII. APÉNDICE 
 
Apéndice 1.- Diámetro folicular al realizar  la aspiración del fluido folicular 
 
N ID Estadio Tamaño folicular Observación 
1 7 Crecimiento 8.7  
2 71 Crecimiento 8.5  
3 56 Crecimiento 7  
4 5 Crecimiento 7.4  
5 18 Crecimiento 11  
6 48 Crecimiento 10.3  
7 20 Crecimiento 9.5  
8 103 Crecimiento 7.8  
9 27 Crecimiento 7.5  
10 58 Estática 7.6  
11 54 Estática 8  
12 82 Estática 10.5  
13 43 Estática 12  
14 98 Estática 9.2  
15 86 Estática 8  
16 93 Estática 8.4  
17 94 Estática 9.2  
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18 104 Estática 8  
19 26 Estática 8.7 Contam. Sangre  
20 97 Regresión 7.8  
21 91 Regresión 8.2  
22 95 Regresión 9.5  
23 47 Regresión 7.3  
24 90 Regresión 8  
25 89 Regresión 7  
26 102 Regresión 7.2  
27 24 Regresión 10  
28 84 Regresión 9  
 
 
Apéndice 2.- Composición bioquímica del fluido folicular según estadio 
 
Estadio de crecimiento 
N ID Glucosa (mg/dL) 
Proteína 
(g/dL) 
Albumina 
(g/dL) 
Colesterol 
(mg/dL) 
Triglicéridos 
(mg/dL) 
1 7 37.1007 1.7375 1.183 16.6002 5.9470 
2 71 23.1907 1.5701 1.0729 15.2679 9.8750 
3 56 33.5294 1.2691 1.1688 14.3789 10.3155 
4 5 34.4970 1.6862 1.4717 4.4787 18.1714 
5 18 40.2842 3.0384 1.689 31.8258 3.6343 
6 48 38.0990 0.8193 0.4717 15.5575 11.3434 
7 20 52.8473 2.099 1.2545 8.8761 11.0497 
8 103 29.2831 1.5294 1.2088 13.7483 19.7867 
9 27 44.5901 1.1806 0.7729 21.6559 11.6004 
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Estadio  de estática 
N ID Glucosa (mg/dL) 
Proteína 
(g/dL) 
Albumina 
(g/dL) 
Colesterol 
(mg/dL) 
Triglicéridos 
(mg/dL) 
1 58 52.3899 1.6167 1.3644 17.2846 21.6942 
2 54 32.2800 2.2446 2.0992 30.1114 6.4317 
3 82 40.6440 0.9491 0.7486 12.8930 12.2481 
4 43 28.4498 1.4813 1.2054 13.9483 8.7342 
5 98 48.5934 2.6866 1.7267 18.9274 16.8132 
6 86 56.8090 2.3621 1.4355 6.6002 4.0381 
7 93 37.5010 1.2185 0.9828  15.0054 10.6064 
8 94 30.5383 3.6095 2.1567 27.8150 11.5418 
9 104 43.5238 1.2489 1.1406 22.1649 19.0892 
 
 
 
Estadio de regresión 
N ID Glucosa (mg/dL) 
Proteína 
(g/dL) 
Albumina 
(g/dL) 
Colesterol 
(mg/dL) 
Triglicéridos 
(mg/dL) 
1 97 33.7888 4.015 2.5794 5.8341 12.0994 
2 91 38.5718 1.6181 1.2098 12.3019 13.7133 
3 95 28.2529 1.0382 0.818 15.2991 7.2170 
4 47 17.4286 2.2163 1.365 7.0127 16.7323 
5 90 36.2465 1.5991 1.4137 5.0090 13.4507 
6 89 37.5429 1.4506 1.1357 8.5965 11.0451 
7 102 25.1436 2.2935 1.7095 10.8250 4.5520 
8 24 19.6018 0.7056 0.6834 13.3590 9.6975 
9 84 34.0686 1.2442 0.9299 21.5239 8.5418 
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Apéndice 3.- Prueba de ANOVA para tamaño del folículo al momento de la aspiración 
 
ANOVA 
Tamaño Folicular   
 
Suma de 
cuadrados gl 
Media 
cuadrática F Sig. 
Entre grupos 2,650 2 1,325 ,776 ,472 
Dentro de grupos 40,984 24 1,708   
Total 43,634 26    
 
 
 
Comparaciones múltiples 
Variable dependiente:   Tamaño Folicular   
HSD Tukey   
(I) Estadio (J) Estadio 
Diferencia de 
medias (I-J) Desv. Error Sig. 
Intervalo de confianza al 95% 
Límite inferior Límite superior 
Crecimiento Estática -,35556 ,61602 ,833 -1,8939 1,1828 
Regresión ,41111 ,61602 ,784 -1,1273 1,9495 
Estática Crecimiento ,35556 ,61602 ,833 -1,1828 1,8939 
Regresión ,76667 ,61602 ,439 -,7717 2,3051 
Regresión Crecimiento -,41111 ,61602 ,784 -1,9495 1,1273 
Estática -,76667 ,61602 ,439 -2,3051 ,7717 
 
 
 
Tamaño Folicular 
HSD Tukeya   
Estadio N 
Subconjunto 
para alfa = 0.05 
1 
Regresión 9 8,2222 
Crecimiento 9 8,6333 
Estática 9 8,9889 
Sig.  ,439 
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Apéndice 4.- Prueba de ANOVA para los componentes bioquímicos del fluido folicular 
 
ANOVA 
Glucosa   
 
Suma de 
cuadrados gl 
Media 
cuadrática F Sig. 
Entre grupos 568,498 2 284,249 3,627 ,042 
Dentro de grupos 1881,054 24 78,377   
Total 2449,552 26    
 
 
Comparaciones múltiples 
Variable dependiente:   Glucosa   
HSD Tukey   
(I) Estadio (J) Estadio 
Diferencia de 
medias (I-J) Desv. Error Sig. 
Intervalo de confianza al 95% 
Límite inferior Límite superior 
Crecimiento Estática -4,1453000 4,1733879 ,588 -14,567448 6,276848 
Regresión 6,9751111 4,1733879 ,237 -3,447037 17,397259 
Estática Crecimiento 4,1453000 4,1733879 ,588 -6,276848 14,567448 
Regresión 11,1204111* 4,1733879 ,035 ,698263 21,542559 
Regresión Crecimiento -6,9751111 4,1733879 ,237 -17,397259 3,447037 
Estática -11,1204111* 4,1733879 ,035 -21,542559 -,698263 
*. La diferencia de medias es significativa en el nivel 0.05. 
 
 
 
Glucosa 
HSD Tukeya   
Estadio N 
Subconjunto para alfa = 0.05 
1 2 
Regresión 9 30,071722  
Crecimiento 9 37,046833 37,046833 
Estática 9  41,192133 
Sig.  ,237 ,588 
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ANOVA 
Proteína   
 
Suma de 
cuadrados gl 
Media 
cuadrática F Sig. 
Entre grupos ,344 2 ,172 ,247 ,783 
Dentro de grupos 16,730 24 ,697   
Total 17,074 26    
 
 
 
Comparaciones múltiples 
Variable dependiente:   Proteína   
HSD Tukey   
(I) Estadio (J) Estadio 
Diferencia de 
medias (I-J) Desv. Error Sig. 
Intervalo de confianza al 95% 
Límite inferior Límite superior 
Crecimiento Estática -,2764111 ,3935809 ,764 -1,259296 ,706473 
Regresión -,1390000 ,3935809 ,934 -1,121884 ,843884 
Estática Crecimiento ,2764111 ,3935809 ,764 -,706473 1,259296 
Regresión ,1374111 ,3935809 ,935 -,845473 1,120296 
Regresión Crecimiento ,1390000 ,3935809 ,934 -,843884 1,121884 
Estática -,1374111 ,3935809 ,935 -1,120296 ,845473 
 
 
 
Proteína 
HSD Tukeya   
Estadio N 
Subconjunto 
para alfa = 0.05 
1 
Crecimiento 9 1,658844 
Regresión 9 1,797844 
Estática 9 1,935256 
Sig.  ,764 
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ANOVA 
Albúmina   
 
Suma de 
cuadrados gl 
Media 
cuadrática F Sig. 
Entre grupos ,371 2 ,186 ,812 ,456 
Dentro de grupos 5,488 24 ,229   
Total 5,860 26    
 
 
 
Comparaciones múltiples 
Variable dependiente:   Albúmina   
HSD Tukey   
(I) Estadio (J) Estadio 
Diferencia de 
medias (I-J) Desv. Error Sig. 
Intervalo de confianza al 95% 
Límite inferior Límite superior 
Crecimiento Estática -,2851778 ,2254316 ,428 -,848145 ,277790 
Regresión -,1723444 ,2254316 ,728 -,735312 ,390623 
Estática Crecimiento ,2851778 ,2254316 ,428 -,277790 ,848145 
Regresión ,1128333 ,2254316 ,872 -,450134 ,675801 
Regresión Crecimiento ,1723444 ,2254316 ,728 -,390623 ,735312 
Estática -,1128333 ,2254316 ,872 -,675801 ,450134 
 
 
 
 
Albúmina 
HSD Tukeya   
Estadio N 
Subconjunto 
para alfa = 0.05 
1 
Crecimiento 9 1,143700 
Regresión 9 1,316044 
Estática 9 1,428878 
Sig.  ,428 
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ANOVA 
Colesterol   
 
Suma de 
cuadrados gl 
Media 
cuadrática F Sig. 
Entre grupos 242,249 2 121,125 2,556 ,099 
Dentro de grupos 1137,471 24 47,395   
Total 1379,720 26    
 
 
 
Comparaciones múltiples 
Variable dependiente:   Colesterol   
HSD Tukey   
(I) Estadio (J) Estadio 
Diferencia de 
medias (I-J) Desv. Error Sig. 
Intervalo de confianza al 95% 
Límite inferior Límite superior 
Crecimiento Estática -2,4845444 3,2453257 ,727 -10,589054 5,619966 
Regresión 4,7364556 3,2453257 ,328 -3,368054 12,840966 
Estática Crecimiento 2,4845444 3,2453257 ,727 -5,619966 10,589054 
Regresión 7,2210000 3,2453257 ,087 -,883510 15,325510 
Regresión Crecimiento -4,7364556 3,2453257 ,328 -12,840966 3,368054 
Estática -7,2210000 3,2453257 ,087 -15,325510 ,883510 
 
 
 
Colesterol 
HSD Tukeya   
Estadio N 
Subconjunto 
para alfa = 0.05 
1 
Regresión 9 11,084578 
Crecimiento 9 15,821033 
Estática 9 18,305578 
Sig.  ,087 
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ANOVA 
Triglicéridos   
 
Suma de 
cuadrados gl 
Media 
cuadrática F Sig. 
Entre grupos 11,547 2 5,773 ,233 ,794 
Dentro de grupos 593,997 24 24,750   
Total 605,543 26    
 
 
 
 
 
Comparaciones múltiples 
Variable dependiente:   Triglicéridos   
HSD Tukey   
(I) Estadio (J) Estadio 
Diferencia de 
medias (I-J) Desv. Error Sig. 
Intervalo de confianza al 95% 
Límite inferior Límite superior 
Crecimiento Estática -1,0526111 2,3452018 ,895 -6,909253 4,804031 
Regresión ,5193667 2,3452018 ,973 -5,337275 6,376009 
Estática Crecimiento 1,0526111 2,3452018 ,895 -4,804031 6,909253 
Regresión 1,5719778 2,3452018 ,783 -4,284664 7,428620 
Regresión Crecimiento -,5193667 2,3452018 ,973 -6,376009 5,337275 
Estática -1,5719778 2,3452018 ,783 -7,428620 4,284664 
 
 
 
Triglicéridos 
HSD Tukeya   
Estadio N 
Subconjunto 
para alfa = 0.05 
1 
Regresión 9 10,783233 
Crecimiento 9 11,302600 
Estática 9 12,355211 
Sig.  ,783 
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Apéndice 5.- Ficha de registro ecográfico  
 
Identificación: ………………………                                                                                     Raza: …………………. 
Fecha y hora Ovario derecho Ovario izquierdo Observaciones 
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Apéndice 6.- Ficha de aspiración del fluido folicular 
 Identificación 
Tamaño de folículo Estadio de 
desarrollo 
folicular 
Hora de 
Aspiración 
Observaciones 
Ovario 
derecho 
Ovario 
izquierdo 
      
      
      
      
      
      
      
      
      
      
 
